






































mammaires.  Par  contre,  l’activation  des  voies  de  RARα  avec  des  rétinoïdes  dans  un 
contexte  clinique  a  rencontré  peu  de  succès.  Ceci  pourrait  résulter  du manque  de 
spécificité des  ligands testés pour RARα et/ou de  leur activité seulement dans certains 
sous‐types de tumeurs mammaires.  
Puisque  les  récepteurs nucléaires  forment des homo‐  et hétéro‐dimères, nous  avons 
cherché à développer de nouveaux essais pharmacologiques pour étudier  l'activité de 
complexes  dimériques  spécifiques,    leur  dynamique  d’association  et  la  structure 
quaternaire des récepteurs des œstrogènes. Nous décrivons ici une nouvelle technique 
FRET,  surnommée  BRET  avec  renforcement  de  fluorescence  par  transferts  combinés 
(BRETFect), qui permet de détecter la formation de complexes de récepteurs nucléaires 





permis  d'observer  la  formation  de multimères  d’ERα  fonctionnels  dans  des  cellules 




rapporteur  luciférase  classique,  en  fournissant  des  informations  spécifiques  aux 
récepteurs en  temps  réel  sans aucune  interférence par d'autres processus  tels que  la 
transcription et de la traduction. L'utilisation de ces tests nous a permis de caractériser 
les propriétés de modulation de l’activité des récepteurs nucléaires d’une nouvelle classe 
de molécules  hybrides  qui  peuvent  à  la  fois  lier  ER  ou  RAR  et  inhiber  les  HDACs, 











pharmacological  targets  for many diseases. One  such  receptor,  the estrogen  receptor 
alpha (ERα), can activate cell proliferation in some sections of the mammary epithelium 
while  another,  the  retinoic  acid  receptor  alpha  (RARα),  can  cause  growth  arrest  and 
cellular differentiation.  Signalling by  these  receptors  can be  altered  in breast  cancer, 
contributing to tumorigenesis. ERα can be blocked by antiestrogens (AEs) in the clinical 




Since  nuclear  receptors  form  homo‐  and  heterodimers, we  sought  to  develop  novel 
pharmacological assays to study the activity of specific receptor‐dimer complexes, their 
dynamics and quaternary structure. We report here a new FRET technique dubbed BRET 













































































































































































































































































came across Dr. Mader’s  lab page while browsing around  for a  future but  there was 
something about nuclear receptors mechanism that seemed irresistible (it still is!). I was 














































signalling within and between  the  tissues. The overwhelming majority of  signalling  is 
regulated by families of receptors that respond in most cases to the presence or absence 
of their ligand [1‐3], a molecular trigger whose binding to the receptor causes a shift in 
their  structural conformations  that allows  for  the  receptors activity  to be modulated. 
Receptors can be divided into two categories [4‐6] dependent on their localization, i.e. as 






  Cys‐loop  receptors,  also  known  as  ligand‐gated  ion  channels  or  ionotropic 
receptors, are a class of receptors mostly associated with the nervous system. They allow 
the exchange of ions such as Na+, Ca2+, K+ and Cl‐ between extracellular and intracellular 
space when  bound  by  neurotransmitters  to  generate  action  potentials which will  be 
further propagated by voltage‐gated ion channels or modulate cell biology [10]. Ligand 






  Receptors  tyrosine kinase  (RTKs) are membrane receptors characterized by an 
extracellular ligand‐binding/chaperone domain, a single transmembrane domain and an 
intracellular  kinase  domain  [15‐18].  Notable  examples  of  the  RTKs  are  the  vascular 
endothelial growth factor receptors (VEGFR1, 2 and 3) [19], ephrin receptors and the erbb 
family  of  receptors  –  erbb1  or  epidermal  growth  factor  receptor  (EGFR),  erbb2  or 
heregulin receptor 2 (HER2), erbb3 and 4 [20]. The ligands to these receptors are usually 
small  peptides  circulating  in  the  extracellular  space  that  cause  receptor  dimerization 
when  binding  to  their  target  [21‐23].  The  dimerization  of  the  RTKs  brings  their 
intracellular  domain  into  close  proximity  and  leads  to  reciprocal  phosphorylation  on 
tyrosine residues of receptor monomers, which become activated [24]. The apo‐ligand‐
binding domain of  the RTKs  is  inhibitory  to  that process  [25] as extracellular domain 
deletion  or  specific  point  mutation  of  the  receptor  are  often  constitutively  active, 
suggesting this domain acts as a chaperone to the receptors [26, 27]. After activation and 
autophosphorylation  the modified  tyrosine  residues  act  as  binding  sites  for  adapter 
proteins  which  contain  the  src‐homology  2  (SH2)  domain  [28].  In  turn  the  adapter 
proteins, which often have their own tyrosine kinase domain, can recruit and activate 
effector  proteins  to  engage  changes  in  plethora  of  cellular  activities  such  as  cell 
morphology, cell cycle control, metabolism etc… [29]. Several RTKs are disregulated  in 
cancer. For  instance, HER2  is amplified  in 25‐30% of breast cancers and EGFR  in many 









  G  protein‐coupled  receptors  (GPCRs),  also  known  as  seven  transmembrane 
(7TM) domains receptor, are a family of approximately 800 genes [7] characterized by 
their signalling through the heterotrimeric G‐proteins to engage rapid signalling cascades 





been  shown  to  be  active  as monomers  in  vitro,  in  vivo  dimeric  signalling  is  a major 
component  of  signalling  regulation  and  specificity.  As  previously  mentioned,  taste 




activate a sub‐selection of signalling pathways  [43]. This emerging area of  research  is 
referred to as ligand‐biased signalling, which we will cover later on. It is acknowledged 
that over 50% of today’s approved pharmaceuticals target GPCRs yet their targeting in 
cancers  has  only  recently  started  [44‐46].  One  recent  breakthrough  has  been  the 
selective  targeting  and  inhibition  of  the  entothelin  receptor  A  (ETaR),  which  has 





















  Nuclear  receptors, which  this  thesis  focuses on,  form a  family of 48 genes  in 
humans  encoding  for  over  two  hundred  transcription  factors  when  accounting  for 
different isoforms [57, 58]. While some of these are orphan‐receptors, meaning that no 




chaperone  [60] or co‐repressor proteins  [61]. Once bound by  their  ligands,  they shed 
these proteins. Nuclear receptors homo‐ or heterodimerize with partner receptors and 
bind key regulatory sites in the genome to modulate transcriptional activity [62]. Nuclear 














encoding  genes  [72].  It  is  theorized  that  nuclear  receptors  first  evolved  as  “energy 
sensors” that could sense the availability of nutrients by binding free fatty acid derivatives 
in multi‐cell organisms  to modulate  their growth  [69, 73]. Through duplication of  the 
genes and mutations the family acquired the ability to sense different molecules, either 


















  Nuclear  receptors  are defined by  a modular  structure  composed of  a  ligand‐
independent activation function (AF‐1) [82], a zinc finger type DNA‐binding domain (DBD) 
[83], and overlapping  ligand‐binding domain  (LBD) and a  ligand‐dependent activation 























make  less  crucial  contacts with  the DBD  [89].  The P‐box  sequence diverges between 














  The  ligand‐binding  domain,  which  follows  the  hinge  region,  is  structurally 














bind  27‐hydroxycholesterol  in  the  low  micromolar  range  [111,  112].  27‐





such as  the  xenobiotic  sensing  receptors CAR and PXR  [116, 117], on  the other hand 
appear  to bind with more promiscuity  to  allow  the detection  of  a  greater  variety of 
molecules. 
Ligand  binding  induces  conformational  changes  in  the  LBD.  These  changes 
modulate the affinity of the receptor for partner proteins, which allows the receptor to 
switch from  inactive to active state [118]. For  instance, while  in the  inactive state, the 
steroid  receptors  interact  with  the  chaperone  protein  Hsp90,  which  stabilizes  the 
receptors  and  limits  their  DNA  binding  and  cofactor  recruitment  [119‐122].  This 



















140].  The  two main  classes  of  coactivator motifs  are  the  leucine  and  phenylalanine 
repeats – defined by the LXXLL and FXXLF sequences respectively. Receptors may bind 
both of them, like  in the case of the glucocorticoid receptor (GR), or only one of them, 
like ER  to  the  LXXLL motif and  the androgen  receptor  (AR)  to  the  FXXLF motif  [140]. 
Moreover, AF‐2,  along with H3  and H11, determines  the  capacity of  the  receptor  to 
recruit, in the absence of ligand, corepressors through the aliphatic repeat corepressor 
nuclear receptor box motif (CoRNRBox) defined as (I/L)XX(V/I)I [139]. The AF‐2 domain 




















conformation  is  observed  in  the  receptors  apo‐state[143].  When  the  receptor  is 
activated,  the AF1 domain  is  released  and  can  interact with  cofactors  that  contain  a 











Because  of  their  modular  nature  and  their  domains’  small  size  many 
crystallographic  and  solution  structures  have  been  acquired  for  nuclear  receptors  in 














with asp351  that stabilizes  it  in  its activated conformation  [161]. Corepressor peptide 








positive  (blue)  charges  of  the  charge  clamp  are  apparent  around  helices  4  and  12 
(negative) and 3 (positive). 
 




receptor and  recruti  them  to nuclear  receptor binding sites  to modulate  transcription 









































Moreover,  the orientation of  the half‐sites  to one another  is crucial  for dimer 
recognition  [179].  Half‐sites  can  have  translational  symmetry  and  be  called  direct 







dimers  – meaning  directly observed  in  two  separate publications  –  and  another  101 
probable dimers that were characterized in a single publication between NRs of various 
phylogenetic commonalities.  
The  association  of  two  receptors  in  vivo will  however  be  limited  by  the  co‐
















































  HMTs  play  a  more  nuanced  role  in  genomic  regulation.  While  histone 
deacetylation is considered a purely repressive mark – note that this only refers to cis‐
repression; the mark can repress the chromatin at the site of a repressor complex binding 














can  act  as  coactivators  or  corepressors  depending  on which methylation mark  they 
recognize  and  remove  from  histone‐tail  residues  [199].  The  JARID  family  of  histone 
demethylase specifically removes H3K4 methylation marks to silence active promoters, 









  Together  the  work  of  HDACs,  repressive  HMTs  and  KDMs  recruited  by 
corepressor  complex  will  reshape  the  chromatin  to  an  inactive  state  to  prevent 
transcription.  To  maintain  the  active  repression  exerted  by  the  nuclear  receptor 




To  reverse  the  repression  imposed on  the  chromatin, nuclear  receptors must  recruit 
coactivators  to  remove  repressive  marks  and  add  activating  ones.  For  a  subset  of 





of  estrogen  [209,  210]. Alternatively,  coactivators  can  be  recruited  to  ligandless NRs 











of other  cofactors   with enzymatic activity  such as HMTs  [214]  (Fig. 2). The action of 
cofactivators with HAT activity, such as SRCs, is rapid and causes acetylation on numerous 
histone  tail  residues  across  all  core  histones.  This weakens  association  of DNA with 
histones  and  increases  the  repositioning  or  shuffling  of  the  histone  along  the  DNA, 
exposing  TF  binding  sites  that were  hidden  before  [215,  216]. Moreover,  acetylated 
histone can be specifically recognized by tandem bromodomains present in a variety of 
chromatin remodelling proteins, propagating the activation signal along the chromatin 
[217, 218]. Thus,  recruitment of  the p160/p300  compelx by  the estrogen  receptor  to 




gene,  making  it  mnore  accessible  to  transcription  factors  and  the  transcription 
machinery.  
 






















pathways  [228].  Nuclear  receptors  act  as  powerful  switches  to  determine  cell‐fate, 
proliferation,  energy  consumption  etc.  The  mechanisms  used  to  regulate  the  gene 











by  facilitating  the  condensation  of  the  hydrophobic  core  of  nascent  proteins  in  the 










activated  receptors.  While  homodimerization  is  accepted  as  the  norm  for  steroid 

















  When  receptors  are  localized  to  the  nucleus  they  are  able  to  bind  to  their 
response elements (RE) or interact with other transcription factors already localized to 
the chromatin.  In  the case of direct DNA binding,  the REs  recruit  receptor dimers via 





















NR  AF‐2  domain  [260].  This will  allow  the  formation  of  a  repressor  complex  on  the 
chromatin and propagate an active  inhibition of transcription on the target gene. This 















































The estrogen  receptor  (ER) bound  to  its  response element  (ERE)  recruits  coactivators 
(CoA)  and  mediator  complex  that  links  the  receptors  to  the  transcription  initation 
complex and RNA polymerase II (RNA pol II) at the transcription start site (TSS). 
 
  The enhancer’s mechanism of action  is still not completely understood but  its 




protein‐protein  interaction  with  the  transcriptional  start  site  (TSS)  of  the  gene  the 




contains multiple high affinity estrogen  response elements  in  its upstream  regulatory 
sequences [174]. How looping is coordinated and how contacts between two distal sites 
are initially made is not completely worked out but the presence of active transcription 
complexes  on  the  enhancer  is  emerging  as  an  important  step  for  enhancer  activity. 
Indeed,  recent  studies  using  genomic  run‐on  sequencing  (GRO‐seq)  and  chromatin 
immunoprecipitation  (ChIP)  have  shown  how  RNA  polymerase  II  is  recruited  to  and 







  Gene ontology analysis  for nuclear  receptor  target genes often  indicates  that 
large cellular programs such as proliferation [283], metabolism [284] or apoptosis [285] 








  Nuclear  receptors  contribute  to  organogenesis  by  balancing  cell  growth  and 
differentiation. The estrogen receptor alpha (ERα) signalling is essential for the growth 
and  differentiation  of many  tissues  [289‐292].  In  the mammary  gland,  ERα  action  is 
required to create an architecturally sound and functional gland [293‐295]. On the other 
hand, the retinoic acid receptor works as a brake to ERα – the accelerator – to slow down 
the  growth  of  the mammary  gland  during  development  to  the  gland  [296].  If  ERα 











  Luminal  HER2+  Triple‐
Negative     
ERα  +  ‐  ‐  Proliferation  SERM/SERD 
ERβ  +/‐  ‐  ‐  Antiproliferative   
ERRα  +/‐  +  +  Proliferation   
ERRβ  ‐  ‐  ‐  Antiproliferative   
ERRγ  +  ‐  ‐  Proliferation  Tamoxifen 











PGR  +  ‐  ‐    Levonorgestrel/ 
Mifepristone 
AR  +/‐  +/‐  +/‐  Proliferation  SARM 
RARs  +  +/‐  +/‐  Antiproliferative  Retinoids 
PPARs  +  +  +  Proliferation  Glitazones 
(agonists) 
LXRs  +  +  +  Antiproliferative   
VDR  +  ‐  ‐  Antiproliferative  Calcitrol 
Nur77  +  +  +  Context 
dependent   








tumors. Mammary  gland  tumors  that  express  the  estrogen  receptor  are  defined  as 
luminal because normal epithelial cells expressing ERα are found in the lumen of ducts 
and lobules in the mammary gland [315]. These luminal breast tumors are subdivided in 




membrane  RTK  HER2  [316]. Moreover,  ERα  expression  is  positively  correlated  with 
progesterone receptor (PR) expression since PR is a primary target gene of ERα [317, 318]. 
Note  however  that  other  ER  target  genes may  be more  tightly  correlated  with  ER 
expression, at least at the mRNA level.  Other sybtypes of breast cancers are classified as 
HER2+, a luminal‐like subtype that overexpress HER2 but not ERα expression, and triple 
negative, which are  composed of  cells  that  resemble  the basal  layer of  the duct and 
lobules in that they do not express ERα, PR or HER2 [319, 320]. This latter tumor type is 

























recruited  to  the  receptors  through  the  AF1‐domain,  which  restricts  the  group  of 
coactivators that can interact with the receptor and therefore the set of genes that can 
modulated  [147,  328].  Additionally,  in  mammary  epithelial  cells,  tamoxifen‐bound 
receptors can preferentially recruit corepressors,  leading to reverse‐agonist activity on 




in bones where ER  signalling  is physiologically  required  for maintaining bone density, 
agonism in the uterus is associated with endometrial cell proliferation and is a risk factor 
for endometrial cancer[333]. Thus, SERMs can be developed with different properties to 








resistance  [335], which  is not necessarily due  to  loss of ER exrpression. SERDs, which 
completely shut down ERα signalling, possibly due to induction of its degradation [336] 
may be used as second line treatment [337]. Both types of antiestrogens act via different 
mechanisms. Whereas  SERMs  stabilize  the H12  in  ERα AF2‐domain  in  an  alternative 




responsible  for  disabling  ERα  signalling  [338].  The  SERD‐bound  receptor  is  also 
ubiquitinated  [339]  which  leads  to  its  degradation  but  this  down‐regulation  of  the 
receptor,  from which  SERDs  get  their  name, may  not  be  essential  for  antiestrogenic 
34 
 
activity  as  inhibition  of  degradation  does  not  abrogate  the  “full‐antiestrogenicity”  of 
SERDs  in MCF7 cells?  [340] and  full antiestrogenicity can be observed  in HepG2 cells, 
which do not exhibit an increased turn‐over rate of the receptor in the presence of SERDs. 
More research  is required  to  identify  the  links between  insolubility, SUMOylation and 
ubiquitination and their contribution to the antiestrogenic potential of SERDs. Of note, 






Another approach  to block activation ERα  is  to  suppress  the production of estrogens 
[341‐343].  Estrogens  are  synthesized  by  the  aromatase  enzyme  (CYP19A1)  through 
oxidation of androgens  [344]. The aromatase enzyme  is part of  the cytochrome P450 


















residues  by HDACs  by  blocking  their  catalytic  sites  [353]. HDACis  can  non‐selectively 
inhibit  all  HDACs,  as  is  the  case  for  trichostatin‐A  (TSA)  [354]  or  suberoylanilide 
hydroxamic  acid  (SAHA)  [355],  or  they  can  selectively  target  an HDAC  subclass  or  a 
specific HDAC, like entinostat [356], acting on class I HDACs, or tubacin, targeting HDAC6 
[357]. Interestingly non‐selective HDACis cause a rapid shutdown of ERα signalling and 




shown  efficacy  on  the  treatment  of  solid  tumors,  which  may  be  due  to  poor 
pharmacokinetic properties,  in particular  the  short half  life of  the  first FDA‐approved 
compounds such as SAHA [361]. Further development of HDAC‐specific molecules with 














valine  residue  [366].  This  mutation  caused  a  destabilisation  of  the  LBD  and  went 





  Initial  studies  of  NR  complexes  often  used  liquid  chromatography  and  size 
exclusion columns to isolate different complexes that bound radio‐labeled ligands [367, 
368].  While  the  technique  itself  has  the  advantages  of  providing  some  amount  of 
quantification to the interactions observed over what GST‐pulldown and IP can yield, it is 






implemented  to  characterize NR  dynamics  in  live  cells. One  such method which  has 



















done  through dipole‐dipole  coupling,  the dipoles of  the donor and acceptor must be 
38 
 




A Fluorescent FRET Donor absorbs short wavelength energy  (purple)  to  reemit  longer 
wavelength light (blue). If an Acceptor is close enough (less than 10 nm) and in the proper 
orientation,  energy  can  be  transferred  and  reemitted  at  an  even  longer wavelength 
(green). 
 
In  this  way  FRET  allows  for  the  monitoring  of  changes  in  bimolecular‐complex 
conformation. By  labelling a protein with a donor chromophore such as a  fluorescent 
protein  (FP)  or  a  luciferase  (Luc)  and  a  second  protein  with  another  red‐shifted 
fluorophore it is possible to monitor the binding of one protein to the other or a change 
in their relative alignment [372] [373]. This has been applied to nuclear receptors such as 
the estrogen  receptors α/β  [242],  retinoic acid  receptor  [374] and androgen  receptor 
39 
 
[142].  In  this manner  the  receptor  dimerization  and  cofactor  recruitment  has  been 
studied  in  live  cells  and  has  proven  helpful  in  deciphering  the  behavior  of  nuclear 
receptors in their normal environment. 
 
Since  the  light  used  to  excite  the  donor may  also  excite  the  acceptor  and  create  a 
contaminating signal, enzymatic bioluminescent donors were developed using the Renilla 
Reniformis  luciferase  protein  Rluc  giving  rise  to  Bioluminescence  Resonance  Energy 
Transfer (BRET). The substrate of Rluc, coelenterazine, is added to the system and emits 
light when metabolized  by  the  Rluc  donor  and will  not  directly  excite  the  acceptor 







color‐FRET  and  is  mostly  performed  through  microscopes.  Using  a  Rluc  donor  and 
combining  it with  two  fluorescent protein acceptor  to act as subsequent acceptors, a 
variant referred to as serial BRET‐FRET (SRET), simplifies the method and allows it to be 








ligand  screening  strategies  include  luciferase  and  FRET  assays,  which  have 
complementary strengths and limitations. Luciferase assays rely on indirect detection of 
NR  activity,  and  require  prolonged  incubation  with  the  ligand  to  yield  sufficient 
accumulation of  the  reporter gene product. As  such,  they are  susceptible  to multiple 












The  goal  of  this  first  section was  to  design  assays  that  could  interrogate  complexes 
formed by three partners. Being able to monitor ternary complex formation will allow 




to  the  same  receptor  complex.  Beyond  the  opportunity  to  study  the  promising 




























Detection of multimeric complexes  in  live cells  is  important  for systems biology and 
pharmacological  applications,  but  current  methods  are  limited  by  low  sensitivity 
and/or  signal  cross‐contamination.  Here,  we  introduce  BRET  with  Fluorescence 
Enhancement by Combined Energy Transfer (BRETFect), based on energy transfer from 
luciferase  to  both  intermediate  and  terminal  acceptors  as  well  as  between  the 
acceptors, to monitor ternary complex formation in live cells. We validated BRETFect 
for  the  robust  detection  of  coactivator  recruitment  by  estrogen  receptor  dimers 
without  spectral  unmixing  and  for  the  identification  of  ligands  activating  ERα/β 
heterodimers.  
Fluorescence/Bioluminescence  Resonance  Energy  Transfer  (FRET/  BRET)  both  detect 
protein‐protein  interactions  in real‐time  in  intact cells  [375, 376]. FRET allows reliable 
monitoring of sequential transfer between three fluorophores in a three‐color or triple‐
FRET  assay  [377,  378],  but  suffers  from  problems  due  to  photobleaching  and 
contaminating  cross‐excitation.  Sequential  Resonance  Energy  Transfer  (SRET),  which 








ternary  protein  complexes  and  applications  to  high‐throughput  screens.  One  of  the 






excite  the  TA  in  combination  with  the  ID.  This  conceptual  change  should  result  in 
increased signal output and greater  flexibility  in  the choice of  the emission/excitation 
wavelengths for the different reporter proteins. We chose the mTFP1 [380] and Venus 
fluorescent proteins as intermediate acceptor (IA) and terminal acceptor (TA) because of 
the high quantum yield of mTFP1  (0.85) and  the minimal overlap  in emission  spectra 





and  TA  (Venus)  (Fig. 1a).  Importantly,  the  energy  emitted  from RLucII  in  the  shorter 
wavelengths of the spectrum (400 to 460 nm), which are not favorable for TA excitation, 
can  be  efficiently  transferred  to  the  IA mTFP1, which will  emit  at  492  nm,  a  highly 
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favorable  emission  wavelength  for  Venus  excitation  (Supplementary  Fig  1  and 
Supplementary Table 1). This energy combines with that from RLucII, enhancing the total 




As  a  proof  of  concept,  we  monitored  recruitment  of  coactivators  by  homo‐  and 
heterodimers of nuclear receptors ERα and ERβ, which dimerize and recruit coactivators 
to  stimulate  target gene  transcription when bound  to agonists  [88, 382‐384]. Two ER 
molecules were tagged with RLucII and with mTFP1, while a coactivator motif peptide 















We  then monitored  BRET  ratios  at  550  nm  vs  485  nm  for  the  binary  and  ternary 
complexes in the presence of E2 or of the antiestrogen 4‐hydroxytamoxifen (OHT), the 
latter being permissive  for ER dimer  formation but repressing coactivator recruitment 
[132,  138].  In  the  control  ERα‐RLucII+CoApep‐Venus  condition,  treatment  with  E2 
produced a robust BRET signal, reflecting complex formation, while OHT decreased basal 











the presence or  absence of E2, but not  in  the presence of OHT. Non  ERα‐dimerizing 
proteins  fused  to mTFP1  failed  to  amplify BRET,  and  a  non  ER‐interacting mutated 
peptide yielded only residual BRET signal (Supplementary Fig. 4). The BRET levels in the 
ternary  condition were  dependent  on  the  concentration  of  CoApep‐Venus  and were 
saturable under all treatments, as expected for a specific interaction (Supplementary Fig. 
5a&c). Signal amplification  increased with the concentration of ERα‐mTFP1, but not of 












Development  of  dimer‐selective  nuclear  receptor  ligands  is  an  important 
pharmacological opportunity [385, 386] that necessitates robust assays for the activity of 
specific homo‐ and heterodimers. Using BRETFect assays with different combinations of 
ERα  and  ERβ  fused  to RLucII or mTFP1, which were  validated  for  the  recruitment of 
CoApep‐Venus in the presence of E2 but not of OHT (Supplementary Fig. 6), we tested 
whether the ERα‐specific agonist propylpyrazole triol (PPT) or the ERβ‐selective agonist 
diarylpropionitrile  (DPN)  [242,  387,  388]  can  lead  to  heterodimer  activation.  PPT  as 
expected did not activate ERβ homodimers (Fig. 3a) but was active on ERα homodimers 
(Supplementary Fig. 7). Further, the addition of ERα‐mTFP1 to ERβ‐RLucII led to a PPT‐




preferentially  ERβ  over  ERα  homodimers with  a  20‐fold  difference  in  EC50s,  had  an 
intermediate  EC50  for  ERα‐ERβ  heterodimers  (Supplementary  Table  2).  Assays 





(Fig.  3c‐d,  Supplementary  Table  3).  Further,  titration  curves  indicate  that while  the 
coactivator peptide recruitment capacity was reduced by half  in the heterodimer with 
PPT, which  binds  only  ERα,  compared  to  E2  or DPN, which  bind  both  heterodimeric 
partners, this was not observed for the RID, consistent with the reported stoichiometry 
of two coactivator peptides but only one RID per dimer  (Supplementary Fig. 8)  [177]. 
Finally,  to  verify  the  usefulness  of  BRETFect  as  a  screening  assay  for  heterodimer 
specificity  in  live  cells, we  tested  the  robustness of  the ERα‐ERβ heterodimer activity 
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(ERα‐RLucII),  IA  (ERα‐mTFP1) and TA  (CoApep‐Venus) fusion proteins and schematized 
energy transfer in the presence of two or three partners. (b) Spectral analysis of BRETFect 
reveals  energy  transfer  from  ERα‐RLucII  to  CoApep‐Venus  through  ERα‐mTFP1.  (c) 
Subtraction of emission in the presence of ID and TA [Em(ID‐TA)] from ternary complex 
emission [Em(ID‐IA‐TA)] across the wavelength spectrum. (d) Net BRET signals (550/485 
nm)  for  the  binary  and  ternary  complexes  after  treatment with  ligands  (1  μM).  (e) 
BRETFect signals  (Delta BRET  ID+IA+TA‐[(ID+IA)+(ID+TA)]  indicate  that OHT suppresses 
coactivator motif recruitment to ERα dimers. Graphs are representative of 3 biological 




Supplementary  Fig.  6.  Displayed  graphs  were  prepared  from  one  representative 
biological  replicate  with  4  technical  replicates;  error  bars  represent  the  standard 
deviation. 
















pCMV‐Venus  and  pCMV‐mTFP1  were  generated  by  amplification  of  the  relevant 





















switched  to phenol  red‐free DMEM  containing 10%  charcoal‐stripped  serum. HEK293 
cells were transfected via PEI with 1.66 μg of DNA, 1.66 μg PEI‐branched and 5 μg PEI‐
linear per 106 cells. DNA mixes and PEI dilutions were prepared in a total volume of 75 μl 
PBS  separately  before  mixing.  After  10  min  incubation,  HEK293  cell  suspensions 
(1.25x106/ml) were added directly to the DNA‐PEI transfection mixes (850 μl of cells per 
150 μl of transfection mix) and 100 μl of DNA‐PEI‐cell suspensions was aliquoted per well 
in 96‐well white‐bottom  culture plates or 1 ml per well  in 12‐well  culture plates and 
grown for 48 h. 
Bioluminescence Resonance Energy Transfer Assays 







(Venus  emission)  filters. BRET  ratios displayed  for  titration  curves  are  the  stimulated 
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Log10(Fluorescent protein/Luc), where  levels of  the  fluorescent proteins are measured 
after direct stimulation at appropriate wavelengths. Emission spectrum experiments (Fig. 
1a) were performed on a Synergy Neo microplate reader (Biotek, Winooski VT, USA) using 
2 nm  intervals  from 400  to 600 nm and Relative Light Units  (RLU) are calculated as a 
fraction of  the maximal  value  recorded  in  each  condition  (arbitrarily  set  at 1.00). All 
graphs were built using GraphPad Prism 5.00 which analyzed titration data using non‐
linear regression curve fit with variable slope (log(agonist) vs. response) and one point 




ng of LucII  tagged donor, with or without 400 ng of mTFP1‐tagged  IA and/or 1  μg of 
Venus‐tagged acceptor (total DNA concentration kept constant with pcDNA3.1‐Hygro). 









transfected  amounts  of  ERα‐mTFP1  or  unfused  ERα  varied  from  0  to  400  ng 






of  Luc  emission  (data  not  shown).  BRETFect  signals  correspond  to  the  delta  BRET 
measures calculated by  subtraction  from  the  three‐partner BRET  ratios of  the  sum of 
those obtained with either of the mTFP1 or the Venus partners. Net SRET was calculated 
as described  in  [379] and delta SRET was calculated as  for delta BRET using Net SRET 
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While  both  selective  estrogen  receptor modulators  (SERMs)  and  selective  estrogen 
receptor  downregulators  (SERDs)  inhibit  recruitment  of  coactivators  via  the  ligand 
binding domain of estrogen receptors (ERs), SERDs have additional suppressive effects 
that  have  been  linked  to  the  induction  of  ubiquitination  and  SUMOylation  of  the 
receptor. Using assays combining BRET and PCA (sliced‐BRET), we show here that SERDs 
and SERMs both  recruit  the AF1‐interaction domain of SRC coactivators but not  their 
LXXLL motifs  in  live  cells,  in  spite of  inducing different  conformations of ERα dimers. 
However,  SERDs  favor  assembly  of  multimers  (at  least  three  subunits)  of  ERα  via 
determinants  additional  to  the  dimerization  interface. Multimeric  complexes  can  be 











expression  of  genes  necessary  to  several  processes  including  cell  proliferation, 
metabolism  and  fate‐determination.  Generally,  receptors  bind  their  specific  DNA 
response elements as homodimers or as heterodimers with a second nuclear receptor 
and recruit cofactors  to regulate gene  transcription upon  ligand binding. Activation of 
steroid hormone  receptors upon  ligand binding  is  thought, based on biochemical and 
immuno‐localization experiments, to involve release from inactive complexes with heat‐
shock  chaperones,  shuttling  of  the  receptor  to  the  nucleus,  homodimerization, DNA 
binding,  and  recruitment  of  transcriptional  cofactors  [1].  Use  of  fluorescence‐based 
techniques for detection of receptor complex formation has validated the role of ligand 




ligand‐induced  dimerization  has  been  reported  for  estrogen  receptors  in  FRET 
experiments  as  well  as MR,  GR  and  AR  [6],  while  in  vitro  studies  have  reported  a 
constitutive dimerization of estrogen receptors [7].  
 














[13,  14].  Such  oligomerization  could  complicate  interpreation  of  receptor‐receptor 
interactions  in  cell‐based  assays  such  as  BRET  and  FRET. However,  the  possibility  of 
forming estrogen  receptor oligomers and  the  role of different agonists/antagonists  in 
modulating  these higher order  interactions have not been  characterized  in  cell‐based 
systems. 
 
In  the present  study we have observed  the dynamic  formation of ERα oligomers  in a 
ligand‐modulated manner. The  receptor appears  to be at  least partially constitutively 
dimeric  in  transfected HEK293 cells, but  its  ligand binding domain  is conformationally 
flexible. Both SERMs and SERDs preventing coactivator  recruitment via AF2, but were 
permissive  for  recruitment of  coactivators  via AF1. However, we observe  that  SERDs 
selectively stabilize higher order complexes involving at least three receptors. Formation 
of these complexes in the presence of SERDs preceded induction of ubiquitination and 
sumoylation  of  the  receptor. Receptor mutants  that display  increased  transcriptional 
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activation  properties  in  the  presence  of  SERDs  also  displayed  reduced  oligomer 
formation. Together, these results suggest  that  the conformational effects  induced by 
SERDs  in  vivo  lead  to  facilitated  oligomerization,  recruitment  of  ubiquitin  or  SUMO 













at  amino  acid  110  [15].  Luc  PCA was  favored over  the previously‐described  YFP  PCA 
because  complementation  of  Luc,  but  not  YFP,  fragments  is  reversible  [15].  These 
fragments were fused either at the N‐terminus or C‐terminus of ER, reconstituting Luc 







As observed  in BRET, E2  increased  the basal signal  for ER‐ER  interaction  in  the PCA 
assay with  C‐terminally  fused  fragments.  The  effect  of  E2 was  however much more 
pronounced in the PCA assay (about 12‐fold, Fig. 1B). This increase was also observed in 
ERα‐ERβ  heterodimers  (not  shown).  Note  that  the  specificity  of  both  the  basal  and 
induced signal is demonstrated by the lack of luminescence when ER is paired with either 
RXR,RAR  or  Nur77  (Fig.1B).  In  addition,  introduction  of  a  mutation  that  prevents 
dimerization, L507R  [16], also abolished  the signal. On  the other hand,  fusing  the Luc 
fragments N‐terminally  to ERled  to a signal that was constitutive  (Fig. 1B). Titration 
curves confirmed that this observation is independent from the ratio of the two fusion 
proteins (Fig. 1CD), suggesting that under the conditions of our assay ERα can dimerize 
in  the absence of  ligand. This was confirmed using  the G400V mutation  (HE0), which 
destabilizes dimerization  in the absence of  ligand [17] and accordingly suppressed the 
basal Luc PCA signal while maintaining similar signals as the wt receptor in the presence 
of  E2  and  ICI182,780  treatment  (Fig.  S1). Note  also  that  incubation with  the  HSP90 
inhibitor geldanamycin did not  lead  to specific modulation of signal  in  the absence of 
ligand either with N‐term or C‐term fusions (Fig. S2). Together, these results thus indicate 
that  that  the  PCA  assay  with  C‐terminal  tag  fusion  detects  estradiol‐induced 





With  both  N‐  and  C‐terminal  fusions,  SERMs  induced  complementation  to  levels 
comparable to those with E2  (Fig. 1EF). By contrast, SERDs  ICI164,384,  ICI182,780 and 
RU58,668 were markedly less efficient at inducing Luc complementation with C‐terminal 
tags (Fig. 1E), while they had the opposite effect on Luc reconstitution with N‐terminal 
fusions  (Fig. 1F). Titration of ER‐F1Luc by  ER‐F2Luc  indicates different  capacity but 
similar affinity for receptor dimerization in the presence of E2 and ICI182,780 (Fig.1CD). 







Both  SERMs  and  SERDs  are  expected  to  block  coactivator  recruitment  via  the  AF2 
interface,  although  their  differential  impact  on  coactivator  interaction with  the  AF1 
interface has not been characterized. To assess coactivator domain recruitment by the 










in  the  sliced‐BRET  assay, which monitors  specifically  coactivator  recruitment  by  the 
fraction of receptors in the appropriate conformation for Luc complementation. Titration 
curves with either  the  synthetic coactivator peptide construct or with  the NCOA1 NR 























hormone  (Fig.  S4A).  Both  OHT  and  ICI182,780  led  to  the  recruitment  of  the  AF1‐
















































(RMS757 and RMS760), which behave as SERMs, did not  lead to an  increased signal  in 
sliced BRET, while ligands with longer side chains, which behave like SERDs, led to a higher 
capacity signal like observed with ICI182,780. This correlated for both ligand pairs with 
the  capacity  to  induce  SUMOylation  and  ubiquitination  as  observed  in  a  BRET  assay 
between ERα‐Luc and SUMO‐ or Ubi‐YFP (Fig. S7).  
Together, these results  indicate that ERα can form multimers containing at  least three 






The  increased signal  in  the presence of  full antiestrogen  reflects a specific mutlimeric 







To  further  characterize  the  multimeric  complexes  revealed  by  sliced  BRET,  we 











requires  dimerization  but  that  addition  of  a  third molecule  is  not  dependent  on  the 
integrity of the dimerization interface. Further, mutation D351L led to markedly reduced 
trimerization  in  the  presence  of  all  ligands  (Fig  8C)  in  spite  of  its  lack  of  impact  on 




To  further  investigate  whether  multimerization  corresponds  to  aggregates  of  non‐
functional receptors or whether receptor functionality is preserved in the multimers, we 
employed BRETFect  assays,  a novel  technique  to monitor  ternary  complex  formation 
based on detection of increased transmission of energy from Luc to a YFP‐linked terminal 
acceptor due  to  relay by  a TFP‐linked  intermediate acceptor  (Cotnoir‐White et al.,  in 
preparation). We  combined  this  assay  with  the  Luc‐PCA  assay  to  detect  complexes 
composed of four molecules, including three ERα and either a coactivator peptide or a 
SUMO tag (Fig. 5A). In this context, binding of ERα‐mTFP1 to an ERα‐F1/2Luc dimer will 
amplify  the  BRET  signal  observed  by  the  binding  of  CoApep‐Venus  to  ERα  dimers. 
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Amplification  of  signal  was  observed  in  the  presence  or  absence  of  E2,  but  was 














that  the estrogen  receptor can undergo  ligand‐induced multimerization  in  live cells, a 
property shared with the androgen receptor. This conformation had been observed  in 
vitro  for RXR  and  THR,  and while  THR  and RXR  tetrameric  conformation  exist  in  the 
unliganded  state  it appears  that  steroid‐receptors assemble as multimers after  ligand 


















































































































































































































































2.  Segard‐Maurel,  I., et al., Glucocorticosteroid receptor dimerization  investigated 
by analysis of receptor binding to glucocorticosteroid responsive elements using 
a monomer‐dimer equilibrium model. Biochemistry, 1996. 35(5): p. 1634‐42. 
3.  Grossmann,  C.,  et  al.,  Nuclear  shuttling  precedes  dimerization  in 
mineralocorticoid receptor signaling. Chem Biol, 2012. 19(6): p. 742‐51. 
4.  Schaufele,  F.,  et  al.,  The  structural  basis  of  androgen  receptor  activation: 
intramolecular and intermolecular amino‐carboxy interactions. Proc Natl Acad Sci 
U S A, 2005. 102(28): p. 9802‐7. 












9.  Fawell,  S.E.,  et  al.,  Inhibition  of  estrogen  receptor‐DNA  binding  by  the  "pure" 
antiestrogen  ICI  164,384  appears  to  be  mediated  by  impaired  receptor 
dimerization. Proc Natl Acad Sci U S A, 1990. 87(17): p. 6883‐7. 
10.  Lupien, M., et al., Raloxifene and  ICI182,780  increase estrogen  receptor‐alpha 













15.  Stefan,  E.,  et  al.,  Quantification  of  dynamic  protein  complexes  using  Renilla 










19.  Yasmin,  R.,  et  al.,  DNA‐looping  by  RXR  tetramers  permits  transcriptional 
regulation "at a distance". J Mol Biol, 2004. 343(2): p. 327‐38. 












































































































this  quaternary  structure  extended  to  the  other  nuclear  receptors  of  subfamily  3. 
Additionally, since SHR form not only homodimers but also heterodimers, the resulting 
asssays  would  enable  to  probe  for  interactions  involving  different  combinations  of 
receptors.  For  instance,  the  glucocorticoid  receptor  (GR)  has  been  reported  to  form 
heterodimers with the mineralocorticoid receptor (MCR) [1] and the androgen receptor 
(AR)  [2]. While  contacts  via  the  receptor DBDs  have  an  impact  on  the DNA  binding 
specificity of the resulting dimers [3], the dimerization interface in the LBD is crucial for 






their  propensity  to  dimerize.  These  receptors  all  share  similar  recognition  motifs, 
suggesting  that multiple dimeric  species can assemble on DNA. However,  the greater 







ERβ.  Recombinant  AR‐F1  and  F2lucII  proteins  behaved  similarly  as  ERα‐F1/2lucII,  
displaying a basal level of luminescence that was increased by treatment with the agonist 






















AR‐F1/2LucII  (Fig.2B).    Recombination  only  increased when  the  ligand  to  the  F2LucII 
tagged receptor was added. As reported previously, GR homodimers could equally recruit 
a LXXLL or FXXLF motifs but AR homodimers could only efficiently recruit the FXXLF motif 
(Fig.2C).  Surprisingly  the  AR‐GR  heterodimer  could  only  recruit  the  FXXLF  motif, 
suggesting  that  allosteric  control  between  the  two  partners  could  alter  the  cofactor 
selectivity of GR  in a heterodimer (Fig.2C). Moreover, DHT or DEX treatment alone did 
not  reach  the maximal capacity of FXXLF‐YFP  recruitment, which  required addition of 
both ligands (Fig.2C). GR homodimers did not display any ability to multimerize with AR‐
YFP but the GR‐AR heterodimer could in the presence of both DHT and DEX multimerize 















As  predicted,  an  ERβ‐ERRα  heterodimer  could  be  formed  as  well  as  the  ERα‐ERRα 
heterodimers (Fig.3A). The luminescence was not regulated by E2 in this case even if the 
tags were  inverted between receptors  (data not shown). The receptor dimers showed 
similar  restrictions  on multimerization  as  did  AR  and  GR;  ERβ  homodimers  did  not 
multimerize with ERRα‐YFP and vice‐versa but ERβ‐ERRα heterodimer did multimerize 
with ERβ or ERRα molecules (Fg. 3B). The recruitment of ERRα‐YFP to the heterodimer 
did  not  appear  influenced  by  any  treatment  but  ERβ  interactions  seemed  to  be 
modulated under 4‐hydroxytamoxifen  (OHT) and  ICI182,780  (ICI)  treatment  (This was 
also observed for ERRα‐ERα heterodimer multimerization with ERα‐YFP, not shown). The 
patterns  of  interaction  of  homodimers  versus  heterodimer  multimerization  point 
towards  different  interfaces  for  dimerization  and multimerization;  interestingly,  the 
multimerization interface appears more restrictive than the dimerization interface. The 
possibility  for more  SHR  heterodimers  and  heteromultimers  is  apparent  and will  be 






















































that  the  conformation  required  for  recombination  of  luc  fragments  is  achieved  by 
treatment with  ligands of  the  F2‐tagged  receptor.  (C)  Selectivity of  coactivator motif 
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potential  HDACi  activity  of  the  molecules  prevented  us  from  relying  on  classical 
luciferase‐reporter  assays.)  I would  then  screen promising molecules were  for HDACi 
activity by WB. I tested the molecules that displayed good activity (either AE, HDACi or 





Author’s  note: While  only  4  hybrids  are  presented  in  this  paper we  tested  over  50 
molecules altogether over the course of five years. Our biggest obstacle was preventing 
molecules from gaining estrogenicity when adding HDAC‐inhibiting chemical groups. The 
molecules  reported  were  chosen  for  the  paper  because  intellectual  protection  was 
already taken out on them. We now have better molecules with IC50 on HDAC and ER 























































































































































































































































































































































































































































































































































More  recently we  tested molecules  that  showed  better  RAR  activation  profiles  and 
experiments are ongoing. The molecule has been licensed out to HaRo pharmaceuticals 






A  Hybrid  Retinoic  Acid  Receptor  Agonist  /  Histone  Deacetylase  Inhibitor  as  an 
Antiproliferative Agent in Breast Cancer 
 








Abstract: Both  retinoids and histone deacetylase  inhibitors  (HDACi’s) have anti‐tumor 
properties  in the clinic and have been shown to work cooperatively  in combination  in 






combination  of  retinoids  with  SAHA.  It  is  also  less  toxic  than  SAHA  in  normal  and 






  All‐trans  retinoic  acid  (ATRA),  the  oxidized  form  of  Vitamin  A,  is  a  potent 
antiproliferative  and differentiating  agent  that  acts  as  an  agonist of  the  retinoic  acid 
receptors  (RARα,  ‐β  and  ‐γ), members of  the  superfamily of  ligand‐regulated nuclear 
transcription factors.   Its  isomer 9‐cis‐RA acts as an agonist for both RARs and retinoic 
acid X  receptors  (RXRs).   Due  to  the  instability of ATRA and 9‐cis‐RA, many  synthetic 
analogs have been developed with several possessing class and/or subtype selectivities.  
ATRA displays potent antiproliferative activity against a wide range of cancer cell  lines 













agent which  have  shown  promise  in  areas  from  cancer  to  HIV  treatment.    Histone 
152 
 
deactylases  (HDACs),  in  conjunction  with  histone  actyltransferases,  control  the 
acetylation state of nuclear and cytoplasmic histones as well as numerous other proteins 
(e.g. HSP90, p51, tubulin). HDACi’s include trichostatin A, a natural product which is the 
prototype  of  the  class,  as well  as  suberoyl  anilide  hydroxamic  acid  (SAHA) which  is 
approved for treatment of B‐cell  lymphoma. HDACi have shown promise  in pre‐clinical 
models of  solid  tumors  including breast  cancer. Our prior work  showed  that HDACi's 
repress transcription of ER22 a therapeutic target for 2/3 of breast tumors. In addition, 
HDACi’s down‐regulate HER2, a proto‐oncogene amplified in 25% breast tumors, both at 













and  TSA  induce  expression  of  CDKI  p19,26,27  TSA  but  not  RA  strongly  suppressed 
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expression  of  cyclin  CCND1.  These  findings  suggest  that  association  of  HDACi's with 
retinoids may represent a potent combination for inhibition of tumor growth.  
  While combination therapy  is a traditional, well established method for taking 
advantage of  synergy between  therapeutic  agents, we have been  investigating  as  an 
alternative, the development of hybrid molecules which combine affinity for two targets 




















that  a  simple  hydroxamic  acid  of ATRA  or  another  retinoid would  form  a  functional 

















transformed  to  the  hydroxamic  acid  by  ester  hydrolysis,  coupling  with  O‐benzyl 
hydroxylamine and deprotection with H2 on Pd/C. 
  The effects of hybrid 3 on RAR were  initially assessed using a bioluminescence 





eYFP  (fused  to  the AF2‐interacting domains of NCoA1/SRC‐1  and NCoR1) occurs only 
when these moieties are juxtaposed by the RAR‐NCoA1 or RAR‐NCoR1 interactions, and 
can be detected by the emission of fluorescence. Assayed at 10 µM concentration, ATRA, 
TTNN  and  TTNN‐HA were  all  shown  to  be  agonists  of  RARβ/γ while HX600,  an RXR‐
selective ligand, did not increase the BRET signal, and TTNN‐HA showed no potency on 









  We  assessed  the  potential  of  TTNN‐HA  to  act  as  an  HDACi  using  both  a 
fluorescence assay as well as by assessing its hyperacetylation effects on target proteins.  
Using a standard fluorescence assay, TTNN‐HA was found to have IC50’s of 5.0 µM and 
148  nM  against  purified  human  HDAC3  and  ‐6,  respectively  (Table  3).  These  HDACi 
activities compare favourably to that observed with vitamin D receptor agonist/HDACi 






HDACi SAHA,  treatment with 10  μM TTNN‐HA  induced clear hyperacetylation of both 




agonist and HDACi activity  in a  single compound.   Given  the known  synergy between 





7,  MDA‐MB‐468  and  MDA‐MB‐231cell  lines,  respectively.  TTNN‐HA  was  also  active 
against  another  ER‐negative, HER2‐negative,  RA‐insensitive  cell  line,  BT‐20  (data  not 
shown). Importantly, TTNN‐HA displayed only minimal effects on growth of normal HMEC 
cells compared  to SAHA, which causes strong  inhibition of HMEC growth,  indicating a 
potentially useful  therapeutic window.   For comparison,  in  the MDA‐MB‐468 cell  line, 
retinoids  such  as ATRA  and TTNN had  little  to no effect, while  treatment with  SAHA 
induced  a modest  decrease  in  cell  growth  yet  TTNN‐HA  caused  complete  arrest  of 
proliferation. Moreover, co‐treatment of TTNN‐HA with the pan‐RAR antagonist BMS493 
increased proliferation of MCF‐7 and MDA‐MB‐231 (Figure S2) while BMS493 alone had 





growth  in  a  plethora  of  human  cancer  derived  cell  lines  in  ranges  of mid‐to  high‐






Retinoids  were  synthesized  as  described  by  authors  BM,  SX  and  RMS.  TTNN  was 
synthesized as reported by Dawson MI et al33. BMS493 and SAHA were purchased from 
Tocris Cookson Ltd (Minneapolis, MN). RARα, RARβ and RARγ were cloned from cDNA 
obtained  from  Pierre  Chambon  by  incorporating  in  pRLuc‐N1  (PerkinElmer  Corp., 








of  NCoA1‐eYFP  vector  (described  previously)  or  NCoR1‐eYFP  vector.  48  hours  post‐
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the  RevertAid  H  first  minus  strand  cDNA  synthesis  kit  (MBI  Fermentas,  Burlington, 
Ontario,  Canada)  as  recommended  by  the  manufacturer.  The  reverse  transcription 





samples  went  through  a  one‐degree  annealing  temperature  touchdown  of  7  cycles 
starting from 60 °C (30 s at 95 °C, 30 s at annealing temperature, 30 s at 72 °C) followed 
by 40 cycles of amplification (30 s at 95 °C, 30 s at 58 °C and 30 s at 72 °C). A dissociation 
protocol  followed  the amplification program  to  characterize  the amplified product(s). 
PCR was  performed  using  a  RotorGene  3000  (Corbett, Australia)  and  analyzed  using 
expression  levels of  the p36b4 gene  for normalization.  For each  set of primers, non‐









and  the  cells were  collected  in  95°C  Laemmli  buffer  at  various  time  points.  Protein 
concentration of the extracts was analyzed by BioRad DC protein assay. 20μg of proteins 



































Figure  4.  TTNN‐HA  has HDACi  activity  similar  to  SAHA.  (A) MDA‐MB‐231  cells were 
treated with TTNN‐HA for 8 hours at various concentrations. Proteins were harvested in 
Laemmli and separated by SDS‐PAGE. Western blot was performed against acetylated 
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   RARα  RARβ  RARγ 
TTNN  123  10  16 (73.1 to 202)  (5.07 to 20.3)  (10.1 to 24.4) 
       









   RARα  RARβ  RARγ 
TTNN  157  28  61.9 (90.2 to 273)  (14.1 to 55.4)  (33.0 to 116) 
       
























   TTNN  SAHA  TTNN‐HA 
SkBr‐3  664  865  163 
MCF‐7  N/A  739  517 
MDA‐MB‐468  N/A  N/A  644 
MDA‐MB‐231  N/A  1540  1086 
































have  been  characterized  as monomers  in  their  inactive  states  and  the  biology  and 
mechanism that surrounds them was adapted to that fact. Their  interaction with DNA 
was regulated by the dimerization of the DBD upon activation which greatly  increased 








the  cytoplasm  of  past  experiments.  Moreover  many  previous  demonstration  of 
cytoplasmic ER relied on radiolabelled E2 binding in the cytoplasmic fraction of lysed cells 
as a proxy for ERα protein localization. This technique can lead to false positive signals as 







established mechanisms  [221, 352, 356]. The discrepancies with our work are  in  large 
part  due  to  the widespread  idea  that  FRET measures  protein  binding.  This mindset 
ignores the other  important parameter defining FRET efficiency, the orientation factor 
which  varies  as  a  function  of  sinθ  (θ  being  the  angle  between  donor  and  acceptor 
dipoles). Conformational changes  in  the partners  that displace  the chromophores and 
alter  the  relative angle between  their dipoles may  therefore  lead  to  changes  in FRET 
ratios. If said angle was close to 90 degrees in the inactive state, the FRET efficiency would 





Controlling  for  specificity  of  interaction  involves  comparing  the  BRET  ratios  in  the 
presence of the acceptor of interest and of an acceptor that should not interact with the 
donor [361, 362]. This non‐interacting partner can be a non‐specific partner or a mutant 
version  of  the  acceptor  of  interest.  In  the  case  of  ERα  dimerization  and  cofactor 
recruitment  we  used  both  types  of  controls:  the  mutant  ERαL507R  and  RARα  for 



































356]. Our experiments demonstrate  that estrogen  treatment does  in  fact  lead  to ERα 
binding additional receptor units. However, additional implications came from the data 
acquired. First, a sizable fraction of the receptor was already associated with other ERα 






which  correlates  with  both  receptor  and  coactivator  levels.  Thus,    far  from  being 
“checked” by chaperones,    the  receptor appears  to be  in a  free equilibrium between 




The  BRETFect  also  highlighted  the  allosteric  controls  one  receptor  exerts  on  his 
dimerization  partner.  While  this  mechanism  has  been  suggested  based  on  crystal 
structure, ours is the first observation of this phenomenon in live cells and indicates that 










noticed  in  the  vehicle  condition  (This  conclusion  was  not  included  in  the  article 
manuscript  to  avoid  a  debate  on  dimerization  dynamics).  The  use  of  protein 
complementation  assay with Renilla  luciferase  fragments  also demonstrated  that  the 
recombinant receptors were dimerized in their apo‐state but that the binding of hormone 




AR  fusion  proteins  in  our  system  were  as  expected  cytoplasmic  in  the  absence  of 
androgens and shuttled to the nucleus after treatment with DHT or the anti‐androgen 
bicalutamide  (Casodex), but  they appeared  to be dimeric  in presence and absence of 
ligands. Previous report have characterized nuclear shuttling of SHR as preceding their 








inhibit  dimerization  [364,  365]  yet  our  assays  showed  that  AR  dimerization was  not 
decreased – and may have increased – in the presence of bicalutamide, and that while 
FXXLF  peptide  recruitment  to  the  AF2  domain was  inhibited,  SRC1’s  AF1  interacting 
domain  recruitment  was  increased.  These  assays  have  the  potential  for  better 
characterization  of  anti‐androgens  activity.  Recently,  selective  androgen  receptor 
modulators  (SARMs) development has  increased  for the treatment of a wide range of 
androgen signalling defects [366, 367], such as the lack of androgens in andropause [368] 












Interestingly, HSP90  inhibition  by  geldanamycin  treatment  did  not  produce  dramatic 










stabilize  the  receptor when  the  LBD and AF2 domain’s hydrophobic  residues become 
exposed  and misfold.  In  this  scenario  inhibition of HSP90 does not  lead  to  increased 
dimerization  in  the absence of  ligand but ERα protein will  steadily be degraded as  it 
cannot fold properly after translation or if it misfolds afterwards without hope of rescue. 










receptors.  Rexinoids  have  shown  potential  as  therapeutic  agents  against 
neurodegenerative  diseases  such  as  Parkinson’s  and  Alzheimer’s  disease  or  as  a 




that  could  identify  heterodimer  selective  rexinoids;  ligands  that would  only  activate 
RXRγ‐Nur77 dimers. While the original BRET1 system allowed for screens and counter‐
screens  to  easily  separate  pan‐rexinoids  and  RXRγ‐selective  rexinoids  the  Nur77 
activating potential of hits would not be resolved. Using a Nur77‐F1LucII and F2LucII‐RXRγ 
pairing  and  a  YFP‐tagged  cofactor  could  discover  both  RXRγ  and  Nur77  ligands  and 
allosteric  modulator  respectively  –  it  is  predicted  that  Nur77  LBD  is  unable  to 
accommodate ligands and rely on control by RXR and post‐translational modification to 
modulate transcriptional activity [133]. This setup works differently than the BRETFect 
dimer  system  discussed  previously;  BRETFect  will  give  information  concerning  all 




























agonist  –  or  no  greater  than  with  the  theoretically  non‐interacting  ERα  partnering. 
Moreover,  the AR multimerization analysis  reveals an equilibrium state of 4 units per 
multimer. In this manner, it may structurally mimic the THR and RXR tetramer that make 




























anomalous multimers  and  insolubility  of  the  receptor.  In  this  fashion  restoring  H12 
stability by mutations  in  leucine 536 and 539 would  lead to the re‐establishing proper 
multimerization which appears to agree with our data. A major difference we report from 




in  the  absence  of  any  ligand  the  mutants  show  no  basal  activity  whatsoever.  The 
complete lack of basal activity correlates well with the trimerization deficiency pattern 
observed by BRET under vehicle and  tamoxifen  treatment.  It also  correlates with  the 




lets us  theorize  that 1) multimerization  is not dependent on coactivators binding and 
bridging  receptor  dimers  together,  2)  multimerization  is  required  for  proper 





missing  piece  of  this  puzzle  is  how  multimerization  may  affect  SHR’s  chromatin 
interactions.  
0.1Figure 1. Possible multimerization interface and complexes of ERα. 














dimers  of  GATA3  [407]  can  bridge  two  distal  elements without  requiring  additional 
cofactors. Such a mechanism maybe in action for SHRs as in the case of ERα’s regulation 
GREB1  expression  through  an  enhancer  containing  4  verified  EREs  that  under  E2 







 Treatment with estrogens  causes  conformational  changes  to  strengthen DNA 
binding which has been measured by ITC. 




as  numerous DBDs will  be  brought  in  close  proximity  to  several  EREs. Avidity would 












compatible  between  ERs  while  the  dimerization  interface  is more  promiscuous  and 
allows ERRα‐ERβ pairing. The strong BRET signals of ERR‐ERβ recruitment of ERRα and 
ERβ in the absence of treatments suggests that this complex is constitutive. This may be 
due  to  ERRs’  constitutive  activity  which  could  allosterically  activate  ERs  and  cause 
formation of  the  heteromultimer. As multimerized  receptors have  thus  far  appeared 
more  active,  this potential  ERR  transactivation of  ER  could  explain  the AE  resistance 
observed in a subset of ERRα overexpressing tumors [408]. As ERR expression increases 





Nuclear receptor biology  is complex, which  is probably a prerequisite  for  their action; 
without networking complexity, 48 receptors could only operate 48 different genomic 
programs. To operate a tissue‐, time‐ and context‐specific program, nuclear receptors are 









impacts on  luciferase  reporter  gene  expression.  In our  case, which  consisted of  ERE‐
driven luciferase reporter, HDACi caused massive ER‐independent increases in luciferase 











due  to  intellectual  property  issues, we would  assert  that  it  is  absolutely  possible  to 
optimize antiestrogenicity of the hybrid while preserving a good HDAC IC50 through SAR 

















































































cells  are  left  to  kill  and  the  effects  are  amplified.  Treatments  with  ICI  will  also 
downregulates anti‐apoptotic genes such as Bcl‐2 leaving cells more vulnerable to pro‐





hydroxamic  group  [412].  Thus  addition  of  hydroxamate  groups  to  AE  can  have  the 

















shown  poor  efficacy  against  solid‐tumors  which  may  be  a  result  of  poor  tissue 
distribution, conversely, AE such as tamoxifen are quite efficacious in solid tumors. The 
combination of the two may hinder the antiestrogenic activity through metabolism but 





Our  retinoid‐HDACi  hybrid  fared much  better  than  the  AE  hybrid;  it  retained  both 
retinoicity  and  HDAC  inhibition  in  the  same  concentration  range  as  the  parent 
compounds.  Moreover,  TTNN‐HA  appears  to  display  the  HDACi‐retinoid  synergy 
observed in retinoid sensitive (SkBr‐3) and insensitive (MDA‐MB‐486) breast cancer cell 
lines. Yet, TTNN‐HA is less potent than pure HDACi such as SAHA (6‐fold increase in IC50 
















in  retinoid  sensitive  MCF‐7  cells  but  also  in  retinoid  insensitive  MDA‐MB‐231  cells 
suggesting that some manner of retinoic acid signalling was restored in these cells after 
treatment with TTNN‐HA. It would be of  interest to use receptor specific antagonist  in 





consider performing microarray  analysis  the question of what  to use  as  retinoid  and 
HDACi  parental  controls  remained  unanswered.  TTNN would  probably  be  a  suitable 
parental compound when used at  levels that would activate RAR signalling similarly to 
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